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A aquacultura  é uma área em expansão devido ao aumento do consumo de peixe 
nos últimos anos sendo que para os estágios iniciais do desenvolvimento larvar é 
utilizado alimento vivo, como Artémia. Nos últimos anos tem-se tentado obter dietas 
inertes devido às limitações inerentes à utilização de alimento vivo. Estas dietas 
apresentam na sua constituição uma componente muito hidrossolúvel que facilmente se 
perde por lixiviação, constituída por compostos de baixa massa molecular, mas que são 
determinantes para o crescimento das larvas. O objetivo deste trabalho foi utilizar 
inicialmente os lipossomas e posteriormente as micropartículas de quitosano (CS) como 
veículos para tentar formular microdietas para a alimentação de larvas de peixe. Para 
tal, foram encapsulados o hidrolisado de proteína de peixe (CPSP 90
®
) e um mistura de 
vitaminas, oligo-elementos e minerais (Pré-Mix PVO-40
®
). Os resultados obtidos 
indicam que os lipossomas apresentam tamanhos entre os 150-600 nm, dependendo do 
número de ciclos de congelação/aquecimento. Embora se tenham obtido eficiências de 
encapsulação de CPSP na ordem dos 90-95%, concluiu-se que esta tecnologia não é 
rentável para a produção de microdietas para larvas de peixe devido à reduzida 
capacidade de produção diária. Desta forma, desenvolveu-se um segundo sistema, as 
micropartículas de CS, que evidenciaram tamanhos de 2.7 - 8.7 µm, dependendo da 
percentagem de CS e CPSP:PM e uma eficiência de encapsulação de 95%. A 
formulação CS:CPSP:PM 2:6:0.5 apresentou a libertação mais baixa (40% em 30-60 
min), permitindo que os restantes 60% estejam disponíveis para ingestão. Foi observado 
também que o perfil de libertação depende da quantidade de polímero presente nas 
micropartículas. A caracterização dos dois tipos de sistema estudados indica que não 
podem ser utilizadas como formulação final para a alimentação de larvas de peixe 
devido ao seu tamanho, mas que têm o perfil ideal para fazer parte de uma sistema 
complexo, em que exista uma segunda micropartícula externa. 
  








 In recent years, the increase on fish consumption led to an increase of 
aquaculture industry. During the early stages of larval development, larvae feeding is 
based on live food such as Artemia. Due to inherent limitations in the use of this live 
food, many attempts have been directed to the production of inert diets. However, the 
low molecular weight compounds composing these diets are easily lost by leaching 
because they are water-soluble, although they are crucial for larvae growth. This study 
aimed to use initially liposomes and subsequently chitosan (CS) microparticles, as 
vehicles to formulate microdiets for fish larvae feeding. To this end, hydrolyzed fish 
protein (CPSP 90
®
) and a mixture of vitamins, trace elements and minerals were 
encapsulated (Pre-Mix
®
 PVO-40). The results show that the liposomes size varies 
between 150 - 600 nm depending on the number of cycles of freezing/thawing. 
Although  the encapsulation efficiency was found to be around 90 - 95%, it is 
considered that the formulations is not adequate as fish larvae microdiet, due to the 
reduced daily production capacity. In this manner, a second approach was developed, 
consisting in CS microparticles, which evidenced sizes of 2.7 - 8.7 µm depending on the 
percentage of CS and CPSP:PM and encapsulation efficiency of 95%. The formulation 
CS:CPSP:PM: 2:6:0.5 showed the slowest release (40% in 30 - 60 min) allowing the 
remaining 60% to be available for ingestion by the larvae. The release profile was also 
observed to depend on the amount of polymer present in the formulation. The 
characterization of both liposomes and CS microparticles indicates that they cannot be 
used as final formulations for fish larvae feeding due to their size, but also suggests that 
they have adequate characteristics to be a part of a complex system, comprising an 
external microparticle. 
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1 – Introdução 
 
 A aquacultura  é uma área em franca expansão devido ao aumento do consumo 
de peixe nos últimos anos. Adjacente a esta expansão tem sido necessário estudar 
alguns dos parâmetros fundamentais no desenvolvimento larvar, sendo a alimentação 
das larvas uma das áreas com maior interesse. 
 As larvas de peixe, em geral, eclodem com um sistema digestivo imaturo e 
indiferenciado constituído por um tubo gástrico. Na Figura 1A está representado o tubo 
gástrico da solha japonesa e no qual é visível o tubo indiferenciado e um pH no seu 
interior igual ao da água do mar. Nesta etapa do desenvolvimento larvar apenas ocorre 
digestão enzimática e em meio alcalino [1-3] 
 
Figura 1: “Tube-feed” com soluções indicadoras de pH em solha japonesa 
(Paralichthys olivaceus). A) Antes; B) após aquisição da digestão gástrica. Adaptado de 
[2]. 
 
 Juntamente com a metamorfose ocorre a diferenciação do trato digestivo, sendo 
possível observar o aparecimento do estômago (amarelo na Figura 1B) e da 
diferenciação do intestino [2]. Nesta etapa do desenvolvimento larvar, não só ocorre 
digestão enzimática mas também por catálise ácida no estômago [2, 4].    
 Com base neste conhecimento, as larvas de peixe nos estágios iniciais do seu 
desenvolvimento são alimentadas com alimento vivo fácil de metabolizar, caso da 
Artémia e/ou Rotíferos. Contudo estes pequenos crustáceos apresentam limitações 
inerentes a este tipo de alimento, como a necessidade de produzir o alimento vivo 
semanas antes da eclosão das larvas e a sua manutenção durante o cultivo larvar, assim 
A B 
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como a preparação diária do alimento horas antes da alimentação das larvas, tornou-se 
fundamental encontrar alternativas à sua utilização [5]. Desta forma, nos últimos anos 
tem-se tentado obter dietas inertes para evitar a dependência do cultivo prévio de 
alimento vivo e da perda de tempo, diária, antes de cada alimentação [6-9] .  
 Já foram descritos diversos estudos que reportam a utilização de lipossomas ou 
de partículas poliméricas compostas por amido, gelatina, alginato e carragenina, para 
produzir partículas que possam atuar como transportadores dos nutrientes [6]. Há 
inclusivamente algumas empresas que produziram microdietas, mas a sua relação 
produtividade/preço indica ausência de rentabilidade. Estas dietas apresentam na sua 
constituição uma componente muito hidrossolúvel, constituída por compostos de baixa 
massa molecular, que facilmente se perdem por lixiviação [7]. Fazem parte desta 
componente hidrolisados de proteína de peixe e uma mistura de vitaminas com sais 
minerais [10-11]. As perdas destes nutrientes podem ser determinantes para o 
crescimento das larvas, porque são nutrientes fundamentais no estágio inicial do 
desenvolvimento larvar, enquanto o trato gastrointestinal não está completo [12].    
Neste trabalho serão desenvolvidos lipossomas e micropartículas de quitosano 
para encapsular um hidrolisado de proteína de peixe, CPSP 90
®
 e uma mistura de 
vitaminas hidrossolúveis e sais minerais denominada de Pré-Mix PVO-40
®
 de forma a 
evitar as perdas por lixiviação. 
  
1.1 - Lipossomas 
Os lipossomas, Figura 2A, são vesículas lipídicas de estrutura anfifílica, 
normalmente esféricas com uma cavidade interna de natureza hidrofílica, formadas por 
agregados lipídicos que se dispõem sob a forma de bicamada (Figura 2B). Em 
determinadas condições osmóticas, as vesículas formam-se espontaneamente podendo 
conter uma ou mais lamelas concêntricas [13-14] . A zona hidrofóbica encontra-se no 
interior da bicamada e a zona hidrofílica no exterior, sendo a zona hidrofóbica formada 
pelas cadeias alifáticas dos fosfolipídos e a zona hidrofílica pela cabeça iónica do 
fosfolipído (Figura 3D) [15-17]. 
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Figura 2: Esquema das diferentes formas de organização dos fosfolípidos: A) 
lipossoma; B) bicamada fosfolípidica. Adaptado de [18] . 
 
Dependendo do método de preparação, podem-se obter vesículas 
oligounilamelares, variando o seu diâmetro de 20 nm a algumas centenas de µm. Na 
Figura 3 estão representadas várias estruturas lipídicas que se podem formar. 
A Figura 3A ilustra uma vesícula multilamelar ou MLV, apresentando um 
diâmetro de aproximadamente 100 nm. Representada por B, está uma vesícula 
unilamelar grande ou LUV (diâmetro 1 µm); por C, uma vesícula unilamelar pequena 
ou SUV, que normalmente apresenta um diâmetro de 30 nm; e por E, uma vesícula 
multivesicular ou MVV [15]. 
Apesar de serem cineticamente estáveis, as vesículas lipídicas não apresentam 
estabilidade termodinâmica devido às propriedades dos fosfolipídos que as constituem 
[13-14, 17] . Os primeiros trabalhos significativos que reportam a utilização/formação 
de lipossomas realizaram-se nos anos 70 [19], tendo-se utilizado fosfatidilcolina (PC) 
(Figura 4A) e colesterol (Figura 4B).  
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Figura 3: Representação esquemática dos diferentes tipos de estruturas formadas por 
lipossomas e da estrutura típica de um fosfolipído. A) vesícula multilamelar ou MLV; 
B) vesícula unilamelar grande ou LUV; C) vesícula unilamelar pequena ou SUV; D) 
estrutura de um fosfolipído; E) vesícula multivesicular ou MVV. Adaptado de [15]. 
 
Ao longo dos anos foram desenvolvidos mais trabalhos utilizando outros 
fosfolípidos [15-16, 20-23]. Os fosfolipídos mais utilizados para a formação de 
lipossomas são o palmitoíl-oleoíl-glícero-fosfatidilcolina (POPC), fosfatidiletanolamina 
(PE), fosfatidilglicerol (PG) e o fosfatidilinositol (PI). Na figura 4 está representada a 
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Figura 4: Estrutura química de: A) fosfatidilcolina (PC); B) colesterol, C) palmitoíl-
oleoíl-glicero-fosfatidilcolina (POPC), D) fosfatidiletanolamina (PE); E) fosfatidil 
serina (PS); F) fosfatidilglicerol (PG), G) fosfatidilinositol (PI). Adaptado de [15]. 
 
 1.1.1– Preparação de lipossomas 
 
As propriedades físico-químicas e biológicas dos fosfolipídos são de extrema 
importância na formação dos lipossomas. A carga iónica, a área/volume, o tipo de 
cabeça/cauda e o tipo de interações que podem promover, bem como as temperaturas de 
transição de fase são alguns dos aspetos focados pela bibliografia e considerados os 
mais importantes para a caracterização de um fosfolípido [13-15, 17].  
Existem diferentes métodos para a produção de lipossomas, bem como 
diferentes formas de promover e encapsulamento de moléculas no seu interior. No 
processo de formação de lipossomas podem-se adicionar ao meio de preparação 
moléculas hidrossolúveis que, aquando da autoagregação dos fosfolipídos, ficam 
aprisionadas no interior dos lipossomas, ou moléculas lipossolúveis, que ficam 
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intercaladas na zona hidrófoba da bicamada. Este processo tem de ser obrigatoriamente 
efetuado a uma temperatura superior à temperatura de transição de fase da bicamada 
lipídica (Tf), pois abaixo desta temperatura as cadeias hidofóbicas saturadas assumem 
uma conformação semelhante à da sua estrutura cristalina, o que impediria a formação 
da estrutura lipossomal [15, 17]. 
 
O método de preparação de lipossomas que acolhe maior popularidade é aquele 
que foi desenvolvido por Alec Bangham na década de 60, que envolve a formação de 
um filme lipídico e a sua posterior hidratação, razão pela qual se chama método de 
hidratação do filme lipídico [24-25]. Na figura 5 estão representados, 
esquematicamente, os diferentes passos para produção de lipossomas utilizando este 
método. Como se observa, dependendo do tipo de hidratação podem obter-se diferentes 
tipos de lipossomas.  
No caso de a hidratação ocorrer na presença de um campo magnético, formam-
se vesículas de grandes dimensões que podem ser injetadas para introduzir biomoléculas 
no seu interior. Se o objetivo é obter vesículas esféricas e multilamelares (MLS) após a 
hidratação, recorre-se a um processo de “shearing” para estruturar a vesícula. O 
procedimento mais comum, neste tipo de formulação, é fazer apenas a hidratação do 
filme para formar vesículas multilamelares (MLV). Estas podem receber tratamentos 
posteriores, como extrusão (passagem forçada das vesículas por um filtro de dimensão 
característica na ordem dos nm-µm), ciclos de congelação e aquecimento para formar 
vesículas de grandes dimensões, sonicação ou microfluidização (passagem forçada das 
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Figura 5: Esquema básico dos procedimentos que podem ser utilizados para a formação 
de lipossomas pelo método de hidratação do filme lipídico. Adaptado de [15]. 
 
Na figura 6 está representada outra abordagem utilizada para formação dos 
lipossomas, cuja base é a formação de uma emulsão. Neste caso, adiciona-se um 
solvente orgânico aos fosfolipídos de modo a obter uma solução homogénea, juntando-
se de seguida as biomoléculas em solução aquosa ou apenas água ao meio para 
promover a organização dos fosfolipídos. A parte hidrófoba dos fosfolipídos fica em 
contacto com o solvente orgânico e a hidrofílica com a fase aquosa. Ao retirar o 
solvente orgânico e adicionar água, promove-se reorientação dos fosfolipídos, 
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Figura 6: Esquema formação de lipossomas com base na emulsão como passo inicial. 
Adaptado de [15]. 
. 
Um terceiro método utilizado (Figura 7) consiste na formação de lipossomas 
utilizando detergentes. Este processo consiste em adicionar grandes quantidades de 











Figura 7: Esquema de formação de lipossomas com base na utilização de detergentes. 
Adaptado de [15]. 
 
Em determinadas condições físico-químicas obtém-se um equilíbrio entre 
complexos vesículas-detergente e moléculas de detergente livre. Este equilíbrio impede 
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a estabilização da membrana, tornando-a permeável. Deste modo, no caso destes 
complexos serem formados numa solução aquosa com biomoléculas, ocorre a entrada 
das mesmas para o interior. Ao ser retirado o detergente, através de diálise ou filtração 
em gel, promove-se a estabilização das membranas e a formação de lipossomas com 
biomoléculas encapsuladas. Quando este processo é efetuado apenas em solução aquosa 
sem biomoléculas, obtêm-se apenas lipossomas [15]. 
Existem outros métodos de encapsulação de biomoléculas em lipossomas 
descritos na literatura, contudo, todos são baseados nos princípios descritos 
anteriormente, tendo sido apenas introduzidas pequenas alterações a nível experimental, 
por exemplo no que se refere à temperatura ou aos próprios passos necessários à 
formação dos lipossomas [21-22, 26].   
. 
1.1.2 – Aplicações dos lipossomas 
 
 Ao longo dos anos os lipossomas foram utilizados principalmente para estudos 
de estrutura e dinâmica de bicamadas lipídicas, tidas como modelos de biomembranas. 
No entanto, nos últimos tempos muitos estudos têm sido efetuados que permitiram 
encontrar novas aplicações [15, 27]. O principal impulsionador destas novas aplicações 
foi a indústria farmacêutica, que viu nos lipossomas uma fonte interminável de 
potencialidades, principalmente como transportadores de fármacos. Hoje em dia 
existem muitos medicamentos e produtos de cosmética que utilizam os lipossomas 










 é uma formulação de daunorubicina, um agente anticancerígeno 
que tem aplicação no tratamento de Sarcoma de Kaposi associado a doentes com HIV. 
A solução de daunorubicina é encapsulada em SUV de diesteroílfosfatidilcolina e 
colesterol (2:1). O principal efeito secundário da daunorubicina é a sua alta 
cardiotoxicidade, que pode persistir após o tratamento. O Daunoxome

 não apresentou 
manifestações deste efeito secundário, mesmo em doses muito elevadas, mostrando que 
o lipossoma age eficientemente como redutor dos efeitos secundários [28] . 
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 é um outro agente anticancerígeno com a mesma aplicação que o 
anterior, mas é ainda utilizado no tratamento do cancro do ovário. Neste caso, o fármaco 
é a doxorubicina, que está encapsulada em lipossomas de cerca de 100 nm, compostos 
por fosfatidilcolina, colesterol e polietilenoglicol. A utilização deste polímero na 
composição dos lipossomas permite um aumento do tempo de semivida do lipossoma 
dentro do organismo, porque impede o mecanismo de opsonização, essencial para a 
identificação de compostos exógenos por parte dos macrófagos e consequente 
eliminação [31]. Neste caso, verifica-se um aumento na eficiência do tratamento e uma 
redução dos efeitos secundários, como náuseas e vómitos [29]. 
 No caso do AmBisome

, o fármaco veiculado é a anfotericina B, um potente 
antifúngico, que está encapsulado em lipossomas de 
fosfatidilcolina:colesterol:difosfatidilglicerol (10:5:4). A formulação lipossómica deste 
fármaco permitiu observar o desaparecimento dos efeitos secundários associados à 
anfotericina B, bem como aumentar o seu tempo de semivida [30].   
 Muitos estudos foram necessários para se chegar a um ponto de comercialização 
frequente de formulações de base lipossomal. Na revisão efetuada por Walde et al estão 
descritos alguns dos estudos realizados ao longo dos anos que permitiram ou permitirão 
o desenvolvimento de fármacos com base enzimática. No Quadro 1 estão expostos 
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Quadro 1: Exemplos de potenciais medicamentos ou aplicações biomédicas de enzimas 
encapsuladas em lipossomas. Adaptado de [15] 
 
 
Na Figura 8 está representado o mecanismo de atuação da glucose-oxidase 
referida no quadro anterior. A glucose-oxidase é encapsulada juntamente com a insulina 
no lipossoma. A D-glucose passa para o interior da vesícula e sofre uma oxidação, que 
induz uma diminuição do pH. Esta diminuição leva à desestabilização da membrana e à 
consequente libertação da insulina [32].  
 
 
Enzima Investigação/potencial aplicação 
Fosfatase alcalina 
Imuno-lipossomas direcionados utilizados no 
combate ao Herpes simplex 
 
Amiloglucosidades 
Tratamento de pacientes com doença de Pompe 
(Terapia enzimática de substituição) 
  Atividade antitumoral, no tratamento da 
leucemia linfoblástica. 
Asparaginase 




Utilização como marcador molecular no estudo 
do efeito do sistema complemento nos lipossomas 
Glucocerebrósido : β -glucosidase 




Estudos efetuados com ratos mostram que uma 
administração intragástrica de vesículas com esta 
enzima, diminui o nível de glicose no sangue 
Fosfotriesterase Remoção de orgânofosfatos tóxicos 
Peroxidase + glucose oxidases 
Agente antibacteriano oral contra streptococcus 
gordonii 
Estreptoquinase Atividade trombolítica, tratamento de infeções 
Superóxido dismutase Previne a necrose epática em ratos, 
 
Tirosinase 
Possível utilização no tratamento da doença de 
Parkinson, a enzima cataliza a oxidação da L-
Tirosina a L-Dopa 
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Figura 8: Representação esquemática de vesículas sensíveis ao pH, contendo glucose-
oxidase, para potencial uso no tratamento da diabetes. A glucose-oxidase e a insulina 
são coencapsuladas na vesícula (POPE-ácido oleico,7:3).  (1) A oxidação da glucose no 
interi interior das vesículas leva a uma diminuição do pH, (2) resultando numa 
desestabilização das vesículas e (3) consequente libertação de insulina para o meio 
externo. Adaptado de [32]. 
 
Outros estudos mostram outras aplicações, não biomédicas, tais como 
encapsulamento de nutrientes para suplementar alimentos, como óleos ricos em ómega 
3 e 6 [33], incorporação de compostos bioativos como vitaminas, antioxidantes, 
péptidos em alimentos [34], ou impedir processos de lixiviação das dietas de animais 
aquáticos nos diferentes estados de desenvolvimento [8, 35]. 
Um dos primeiros estudos nesta última área reporta a 1997, em que é 
aconselhada a utilização de estruturas lipídicas, entre as quais os lipossomas, como 
forma de prevenir a perda de nutrientes por lixiviação [36]. Contudo, já em 1986 Parker 







verificou uma incorporação bem sucedida dos MLV em ostras do pacífico. Mais tarde, 
em 1991, verificou-se que o mesmo tipo de lipossomas demonstrou eficiência na 
entrega de ácido glutâmico a mexilhões [37]. No mesmo ano, e após lavagem extensa, 
Novaczek et al. verificou em lipossomas (1:2:7 colesterol, estearilamina e DPPC) que, 
após 72 horas em suspensão na água do mar, não foi possível quantificar o ácido 
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domóico que tinha sido previamente encapsulado [6]. Hontoria et al. [38] descobriu que 
95% da carboxifluoresceína fica retida em LUV’s de DPPC após 47 dias em suspensão 
em água do mar. No entanto, em LUV’s preparados com PC de gema de ovo, 90% do 
corante fica retido após três dias e posteriormente ocorre uma libertação mais intensa.  
Ainda não existe um consenso quanto ao facto dos lipossomas serem um bom 
veículo na alimentação de larvas de peixe, visto parecerem demasiado pequenos para 
ser captados. Contudo, podem ser utilizados como precursores ou ativadores da 
alimentação, isto se transportarem substâncias que possam ser libertadas para a água de 
modo a alertar as larvas de que estão na presença de alimento [6].  
Nos últimos 10 anos, foi desenvolvida uma nova abordagem na utilização dos 
lipossomas. Esta consiste em fazer ensaios enzimáticos in vitro nos quais as enzimas 
estão inseridas nos lipossomas. Este método permite otimizar os tempos de reação 
devido ao aumento da eficiência promovida pelo processo de compartimentalização. 
Esta alteração induz um aumento na concentração de substrato na vizinhança da enzima, 
aumentando a probabilidade da reação enzima:substrato. Prevê-se que muito em breve 
se possa aplicar esta técnica a mais fármacos, mas para tal é necessário otimizar as 
membranas seletivas ou adicionar canais ou bombas [15]. Esta técnica já é utilizada na 
biotecnologia, na produção de alguns compostos ativos. No fundo, trata-se de um nano 
reator enzimático, que ao invés de utilizar uma bactéria ou um fungo para produzir 
determinada proteína para metabolizar um substrato, apenas encapsula a enzima 
específica num lipossoma [39]. 
 No entanto, para tal é necessário seguir os seguintes requisitos: (i) estabilidade 
da enzima, (ii) estabilidade da vesícula, (iii) baixa permeabilidade da membrana em 
relação à enzima e (iv) membrana permeável ao substrato e/ou produto [39]. 
 Estudos mais recentes, visam incorporar membranas fosfolipídicas com 
polímeros, quer orgânicos (quitosano) [20, 23], quer sintéticos (polietilenoglicol) [40]. 
Na revisão efetuada por Nair et al (2007) é possível encontrar alguns polímeros 
sintéticos biodegradáveis que podem ou já são utilizados na formação das bicamadas. 
Entre eles estão os poliglicólidos, os polilactídeos, os poliésteres e poliuretanos [41] 
 Em suma, os lipossomas parecem ter um potencial ilimitado, desde que se tenha 
em linha de conta a finalidade da sua utilização e se sigam os princípios básicos para a 
sua construção. No fundo, trata-se de uma matriz estrutural à qual podemos adicionar 
diferentes peças, como por exemplo bombas, canais, anticorpos, partículas magnéticas, 
de forma a direcionar a vesícula para determinado tipo de célula/órgão, ou organelo. 
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1.2 – Quitosano 
 
O quitosano (Figura 9B) é um polissacarídeo derivado da quitina (Figura 9A). 
Este polímero policatiónico é obtido através da desacetilação alcalina (Figura 10) da 
quitina. A quitina está presente no meio ambiente essencialmente nos crustáceos, mas 






Figura 9: Estrutura química: A) Quitina e B) Quitosano Adaptado de [45]. 
 
A ligação β(1→4)-2-acetoamino2-desoxi-D-glucopiranose com 2-amino2-
desoxi-D-glucopiranose repete-se entre cada molécula de quitosano (CS) ao longo da 
cadeia. A amina primária, presente no monómero, é muito importante, pois torna o CS 
num dos poucos polímeros biológicos com carga positiva [42, 44].  
O grau de desacetilação e a massa molecular são os principais parâmetros 
utilizados na caracterização do CS [42-44], os quais são determinados essencialmente 
pelas condições do processo de obtenção, podendo contudo ser modificados a 
posteriori. Por exemplo, o grau de desacetilação pode ser diminuído através de uma 
reacetilação [46] e a massa molecular através de despolimerização ácida [47].  
O CS é relativamente reativo e pode ser obtido sob a forma de pó, pasta, filme 
ou fibra [42, 44]. Encontra-se disponível comercialmente, com uma grande variedade de 
massas moleculares e graus de desacetiliação [44]. 
A 
C 
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Figura 10: Esquema da reação de desacetilação da quitina a quitosano: A) Quitina; B) 
Quitosano. Adaptado de [43]. 
 
As propriedades físico-químicas e biológicas do CS tornam-no um excelente 
polímero para utilização em diversas áreas. As principais características físico-químicas 
são o elevado teor em azoto, com um pKa de 6.3, estrutura D-glucosamina rígida, alta 
cristalinidade e insolubilidade em água, mas solubilidade em soluções aquosas ácidas, 
devido à protonação dos grupos amina. As soluções ácidas mais comummente utilizadas 
para solubilizar o quitosano são o ácido acético e o ácido clorídrico, que permitem uma 
solubilização na concentração 1-4% (m/v), dando origem a soluções com viscosidade 
considerável. O CS apresenta ainda capacidade de formação de ligações 
intermoleculares através de pontes hidrogénio. A pH ácido é um polímero com alta 
densidade de carga positiva, estabelecendo ligações eletrostáticas com moléculas 
aniónicas, pelo que se usa como agente floculante [42-45]. 
No que diz respeito às propriedades biológicas, destaca-se o facto de ser um 
polímero biocompatível, biodegradável e de baixa toxicidade, semelhante à do açúcar 
ou do sal (LD50 em ratos, 16g/kg peso corporal) [48]. O quitosano exibe ainda 
propriedades mucoadesivas [49-50] e quando incluído em sistemas de administração de 
fármacos, tem demonstrado capacidade de modular a libertação dos mesmos, bem como 
de aumentar a sua absorção, como já demonstrado nos epitélios intestinal [36, 38], 
pulmonar [51], nasal [52] e na mucosa ocular [53-54]. O interesse deste polímero 
A 
B 
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abrange ainda o facto de ter ação antimicrobiana, antiulcerosa, antitumoral e 
anticoagulante [42-45]. 
 
1.2.1 – Biodegradação, biodistribuição e toxicidade do quitosano 
 
O quitosano e outros polímeros hidrossolúveis devem ter cadeias de tamanho 
relativamente pequeno para que após a sua administração possam ser eliminados pelos 
rins sem necessitarem de sofrer uma degradação. Contudo, na maioria dos casos isso 
não ocorre, pelo que é ativada a sua degradação (química e/ou enzimática). A via 
química normalmente está associada à catálise ácida no estômago, mas também há 
registos de degradação polimérica através de reações de oxidação-redução [55-56], 
formando radicais que podem ser prejudiciais ao bom funcionamento do organismo 
[50]. No que diz respeito à via enzimática, são várias as enzimas associadas ao 
metabolismo do CS, sendo as mais predominantes em vertebrados, a lisozima e algumas 
enzimas presentes em bactérias do cólon [42, 44, 50]. São também reportadas outras 
enzimas que fazem hidrólise das uniões glucosamina-glucosamina, glucosamina-N-
acetil-glucosamina e N-acetil-Glucosamina-N-acetil-glucosamina. Recentemente, oito 
quitinases humanas foram identificadas, tendo sida observada atividade em três delas 
[50]. Existem outras quitinases que não são reportadas em vertebrados, mas em plantas, 
fazendo parte do mecanismo de defesa contra insetos e outros microrganismos providos 
de exoesqueleto de quitina [50]. 
Não estão reportados muitos estudos realizados com CS em seres humanos [50], 
mas num estudo em porcos em que se administraram por via oral quatro formulações de 
pastilhas de CS modificado (quitosano-4-tiobutilamina) e quatro de CS nativo (MW 400 
kDa), ambos com polipéptido utilizado num possível tratamento para substituir a 
insulina, após 6 horas na cavidade bucal não foi observada qualquer degradação do 
disco e a forma modificada do CS apresentava maior atividade mucoadesiva [57].  
Após administração oral, o quitosano é predominantemente degradado no trato 
gastrointestinal, principalmente no intestino. Estudos em galinhas e em frangos 
evidenciam uma degradação de 67-98%, enquanto em coelhos a degradação foi de 39-
83%. De salientar neste estudo, que a degradação de N-esteroilquitosano foi 
insignificante, indicando que a degradação enzimática depende dos grupos amina livres 
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[50]. Este estudo e outros indicam que a degradação do quitosano depende da massa 
molecular, do grau de desacetilação e das mudificações químicas nos grupos amina. 
Contudo, apesar de não se conhecer o verdadeiro mecanismo de degradação do 
quitosano, é evidente a existência de diferentes vias alternativas. 
Outra propriedade que ainda não se encontra totalmente estudada é a 
biodistribuição do CS. No caso de ser injetado sob a forma de nano/micropartícula a 
velocidade de eliminação e a biodistribuição dependem do tamanho da partícula e da 
carga. Contudo, após a libertação do encapsulado no interior das células ou tecidos, o 
CS livre vai distribuir-se pelo organismo para ser eliminado [50]. Estudos realizados em 
ratos, em que se administraram nanopartículas de CS/heparina por via oral, indicam que 
após 3 horas não se encontraram vestígios das partículas nos órgãos internos. Verificou-
se um aumento de 20.5% na quantidade de heparina no sangue e apenas vestígios das 
partículas nos vasos sanguíneos [58]. Outro estudo, desta vez em ratos mas com 
administração intravenosa de partículas contendo um agente radioativo, indica que uma 
hora após a administração, a radioatividade diminui nos órgãos mas mantém-se no 
sangue [59].   
Ensaios em ratos induzidos com cancro, aos quais se administraram por via 
intravenosa nanopartículas de CS com um agente antitumoral, permitiram observar a 
presença das partículas especialmente nos rins, fígado e na zona tumoral [60]. Este 
estudo e os elaborados por Kean et al. [50] indicam que o principal órgão de 
acumulação de CS é o fígado, o que seria esperável pois trata-se do órgão responsável 
pelo metabolismo dos compostos xenobióticos. Outra observação importante é de que a 
biodistribuição do CS após a administração intravenosa ou intraperitonial é semelhante, 
mas com uma cinética diferente [61]. Em suma, a biodistribuição do CS depende do 
tamanho, carga das partículas e da forma como é administrado. 
 O CS é considerado um polímero não tóxico, biologicamente compatível e 
aprovado pela FDA para aplicações dietéticas [42, 44, 62-64]. No entanto, a síntese de 
derivados do quitosano pode alterar o seu perfil toxicológico [50]. Como foi referido 
anteriormente, a interação com outras moléculas, como proteínas, ou as substituições no 
grupo amina, promovem alterações da biodistribuição do CS, bem como na velocidade 
de eliminação. Por exemplo, quando se forma um partícula de CS/DNA promove-se 
uma diminuição das cargas positivas do CS, alterando a cinética de entrada da partícula 
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na célula e consequentemente a toxicidade associada ao CS [65]. No Quadro 2 estão 
compilados alguns dos estudos efetuados por diferentes autores, nos quais foi 
determinada a concentração letal (LC50) do CS (concentração de CS que mata 50% das 
células ou organismos em estudo). Estes estudos foram efetuados com CS modificado 
e/ou não modificado e/ou com partículas vazias ou carregadas.  
 
Quadro 2: Toxicidade do quitosano e dos seus derivados. Caracterização do CS 
efetuada através do grau de desacetilação (GD) e pela massa molecular (MM). 
Adaptado de [50]. 
Características CS 
(GD, MM) 
Modificação Testes LC50 
95% GD, 18.7 kDa 
Micelas de Ácido esteárico 
conjugado com CS 
In vitro, Células A549  369±27 μg/ml 
95% GD, 18.7 kDa 
Micelas de Ácido esteárico 
conjugadas com CS 
encapsuladas em CS 
In vitro, Células A549  234±9 μg/ml 
97% GD, 65 kDa N-octil-O-sulfato In vitro, hepatocitos de rato >200 mg/ml 
87% GD, 20, 45, 200, 
460 kDa 




87% GD, 20, 45, 200, 
460 kDa 




87% GD, 20, 45, 200, 
460 kDa 




87% GD, 20, 45, 200, 
460 kDa 






78% GD, <50 kDa Nenhuma, ácido láctico In vitro Células B16F10  2.50 mg/ml 
82% GD, 150–170 kDa Nenhuma, ácido láctico In vitro Células B16F10  2.00±0.18 mg/ml 
>80% GD, 60–90 kDa Nenhuma, ácido glutâmico In vitro Células B16F10  2.47±0.14 mg/ml 
77% GD, 180–230 kDa Nenhuma, ácido láctico In vitro Células B16F10  1.73±1.39 mg/ml 
85% GD, 60–90 kDa 
Nenhuma, hidróxido de 
sódio 
In vitro Células B16F10  2.24±0.16 mg/ml 
81% GD, 100–130 kDa 
Nenhuma, hidróxido de 
sódio 
In vitro Células B16F10  0.21±0.04 mg/ml 
100% GD, 152 kDa Glicol-quitosano In vitro Células B16F10  2.47±0.15 mg/ml 
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100% GD, 3–6 kDa 
20, 44, 55% Trimetil 
quitosano, Cloreto Sódio 
In vitro, Células MCF7 e 
COS7, 6 h e 24 h 
>10 mg/ml 
100% GD, 3–6 kDa 
94% Trimetil quitosano, 
Cloreto Sódio 
In vitro, MCF7, 6 h 1.402±0.210 mg/ml 
100% GD, 3–6 kDa 
94% Trimetil quitosano, 
Cloreto Sódio 
In vitro, COS7, 6 h 2.207±0.381 mg/ml 
100% GD, 100 kDa 
36% Trimetil quitosano, 
Cloreto Sódio 
In vitro, MCF7, 6 h 0.823±0.324 mg/ml 
100% GD, 100 kDa 
36% Trimetil quitosano, 
Cloreto Sódio 
In vitro, COS7, 6 h >10 mg/ml 
84.7% GD, 400, 100, 50, 
25, 5 kDa 
40% Trimetil quitosano In vitro, L929 cells, 3 h 
30, 70, 90, 270, >1000 
μg/ml 
84.7% GD, 1.89 MDa 
12% PEG, 40% Trimetil 
quitosano 
In vitro, Células L929, 3 h 220 μg/ml 
84.7% GD, 3.6 MDa 
25.7% PEG, 40% Trimetil 
quitosano 
In vitro, Células L929 , 3 h 370 μg/ml 
84.7% GD, 300 kDa 
6.44% PEG, 40% Trimetil 
quitosano (e todo o PEG 
modificado com TMC de 
baixa massa molecular) 
In vitro, Células L929, 3 h >500 μg/ml 
97% GD, 65 kDa N-octil-O-sulfato In vivo, IV, Ratos 102.59 mg/kg 
97% GD, 65 kDa N-octil-O-sulfato In vivo, IP, Ratos 130.53 mg/kg 
 
No geral, a maioria dos estudos indicam que o CS apresenta índices muito 
baixos de toxicidade, pelo que é um candidato preferencial para utilização na indústria 
farmacêutica e alimentar. É de salientar, no entanto, que é necessário efetuar mais 
estudos de toxicidade dos derivados de CS [50, 65-67].  
 
1.2.2 – Preparação de micropartículas de quitosano 
 
São vários os métodos reportados para preparação de partículas de quitosano. 
Fatores como o tamanho final da partícula, estabilidade físico-química do material 
encapsulado, reprodutibilidade da cinética de libertação, estabilidade do produto final e 
a toxicidade que lhe está associada, são fundamentais na escolha do método [42, 44]. 
 O método de emulsificação (Figura 11) em presença de um agente reticulante é 
um dos mais utilizados. Esta técnica tem como base a utilização de um agente 
reticulante que faz a ligação covalente entre dois grupos amina das cadeias poliméricas 
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de CS. Inicialmente prepara-se uma emulsão água/óleo, emulsificando a solução aquosa 
de CS na fase oleosa, em presença de um agente emulsificante. De seguida é adicionado 
o agente reticulante para endurecer e estabilizar as partículas. A utilização de aldeídos 
como o glutaraldeído tem sido reportada frequentemente como extremamente eficaz, 
permitindo a reticulação dos grupos amina do quitosano através de uma ligação 
covalente com os grupos aldeído [44, 59]. No entanto, para qualquer aplicação do foro 
biomédico ou nutricional, como é o caso deste trabalho, a utilização destes compostos 
tem sido progressivamente substituída por outros menos agressivos, dada a sua 
reportada toxicidade, muitas vezes comprometendo a estabilidade dos materiais 
encapsulados [68]. O tamanho das partículas pode ser modulado controlando fatores 
como a velocidade de agitação [69] e a concentração dos materiais [44]. A figura 










Figura 11: Esquema geral da preparação de partículas de quitosano pelo método de 
emulsificação em presença de um agente reticulante. Adaptado de [44]. 
 
 Esta técnica apresenta alguns inconvenientes, como a morosidade do 
procedimento, a toxicidade geralmente associada aos reticulantes, bem como o facto de 
ser uma técnica que apresenta um rendimento relativamente baixo [44, 70].  
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De forma a evitar a utilização dos referidos agentes reticulantes, muitas vezes 
associados a toxicidade, foi desenvolvido um método, em tudo semelhante ao anterior, 
mas no qual a formação das partículas tem por base alterações térmicas. Uma parte da 
fase oleosa é aquecida a 120 ºC enquanto uma mistura da fase aquosa (CS com ácido 
cítrico) juntamente com a outra parte oleosa é arrefecida até 0 ºC. Posteriormente, 
ambas as fases são misturadas e agitadas durante 40 minutos. Neste caso, o princípio 
básico não é a utilização de um agente reticulante mas uma reorganização estrutural do 
CS mediada por uma alteração drástica da temperatura [71].  
 A coacervação/precipitação é outra técnica aplicada na preparação de partículas 
de CS, utilizando a característica insolubilidade do CS em soluções alcalinas. Ao 
projetar as gotas da solução de CS, sobre uma solução alcalina como hidróxido sódio, 
formam-se partículas coacervadas (aglomeração de partículas rodeadas por um meio). 
Neste caso, o tamanho das partículas dependerá essencialmente do tipo de nozzle 
utilizado para derramar as gotas de CS, sendo tanto maior quanto maior o diâmetro da 
gota formada [44]. Outra abordagem consiste em adicionar sulfato de sódio à solução de 
CS, o que induz uma diminuição de moléculas de água livres em solução promovendo 
uma precipitação/coacervação das moléculas de CS [72]. Com esta técnica é possível 
produzir partículas com tamanho no intervalo nanométrico [70, 72].  
 Uma mistura dos métodos referidos anteriormente foi desenvolvida por 
Tokumitsu et al [73]. Assim, utiliza-se uma emulsão, mas em vez de se adicionar um 
agente reticulante, promove-se a coalescência das partículas ao adicionar uma emulsão 
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Figura 12: Esquema da preparação de partículas de quitosano através do método de 
emulsão-coalescência. Adaptado de [73].    
 
As técnicas de gelificação iónica ou complexação polielectrolítica, que decorrem 
em ambiente completamente hidrofílico, são talvez a forma mais simples de preparar 
partículas de CS tendo o método sido reportado por primeira vez em 1989, utilizando a 
interação do CS com o tripolifosfato de sódio (TPP) [44]. A técnica consiste numa 
complexação de moléculas com cargas opostas, adicionando-se a solução de CS a uma 
solução de polianiões sob agitação vigorosa, tal como se representa na Figura 13.     
A técnica de atomização tem também sido muito utilizada, a qual será 
desenvolvida com mais pormenor na secção da metodologia, visto ter sido utilizada para 
preparação de partículas de CS neste trabalho. Outros métodos utilizados mas em menor 
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Figura 13: Representação esquemática da produção de partículas de CS através do 
método de complexação polielectrolítica. Adaptado de [44]. 
 
Em suma, existem diferentes técnicas para a produção de partículas de CS, pelo 
que dependendo do objetivo para o qual a partícula é desenvolvida, existem métodos 
mais ou menos adequados, sendo por vezes necessário recorrer-se a uma combinação de 
tecnologias. 
 
1.2.3 – Controlo da libertação utilizando micropartículas de quitosano 
 
  Utilizando CS é possível preparar partículas de diferentes características que 
permitem encapsular tanto compostos hidrofílicos como hidrofóbicos. Os compostos 
hidrossolúveis, são misturados para formar uma solução homogénea, que 
posteriormente pode ser utilizada em qualquer um dos métodos referidos anteriormente. 
Os compostos insolúveis em água e/ou solúveis em soluções básicas, podem ser 
encapsulados através da imersão das partículas previamente formadas em soluções 
saturadas do composto a encapsular [44, 70]. 
 O perfil de libertação das moléculas encapsuladas depende de um conjunto de 
fatores como a extensão da reticulação, a morfologia, o tamanho e densidade das 
partículas, as propriedades físico-químicas, bem como a presença de adjuvantes [43-44, 
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75]. A libertação das moléculas a partir da matriz das partículas pode ocorrer de três 
formas, i) libertação do composto presente na superfície das partículas (Figura 14 A); ii) 
libertação por difusão a partir da matriz da partícula (Figura 14 B), e iii) libertação por 
erosão da partícula (Figura 14 C). 
Na maioria dos casos, a libertação segue mais do que um dos mecanismos. 
Geralmente, a libertação da fração de molécula que se encontra à superfície da partícula, 
dá origem a uma libertação instantânea, ocorrendo no momento em que as partículas 
entram em contacto com o meio. A libertação por difusão é composta por três etapas, 
havendo uma fase inicial em que o meio penetra na matriz da partícula, provocando o 
seu inchamento. A matriz fica cada vez mais maleável e o contacto progressivo com 
meio renovado leva à difusão da molécula por um simples gradiente de concentração. 
Este tipo de libertação é lenta na sua fase inicial e mais rápida na fase final. No caso da 
libertação por erosão, a velocidade de libertação depende do ritmo em que ocorre a 










Figura 14: Esquema dos três mecanismos de libertação de compostos encapsulados em 
partículas de CS. A) Libertação do composto presente na superfície das partículas; B) 
Libertação por difusão a partir da matriz da partícula e C) Libertação por erosão da 
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1.2.4 – Aplicações do quitosano 
 
O CS apresenta uma ampla aplicação em diferentes áreas. Na agricultura é 
utilizado como protetor de plantas, inibidor do crescimento de fungos fitopatogénicos, 
revestimento de sementes e fertilizantes, e no tratamento de solos [45, 76]. Está presente 
nas estações de tratamento de águas como agente quelante de metais, agente floculante, 
presente nas membranas de filtração, na separação de gás. É utilizado também na 
produção de embalagens biodegradáveis, no processo de transformação do papel 
reciclado e na preparação do papel de fotografia, no tratamento de tecidos na indústria 
têxtil, na produção de sprays para cabelo, loções, cremes hidratantes para as mãos e 
corpo e champôs [45, 76]. 
As suas aplicações biomédicas derivam do facto de ter sido reportada atividade 
biológica como antifúngico, antimicrobiano e agente antitumoral, bem como agente 
hemostático. É ainda utilizado na produção de lentes de contacto. Na área 
biotecnológica serve como imobilizador de células e enzimas, estimulador celular e é 
utilizado como matriz para cromatografia por afinidade ou como membrana [43, 45, 
76]. 
É utilizado na indústria farmacêutica e alimentar como material formador de 
sistemas transportadores de fármacos/proteínas/genes, com capacidade de libertação 
controlada. Tem ainda aplicação como constituinte de suplementos alimentares devido à 
sua capacidade de reduzir os níveis de colesterol e ácidos gordos. É utilizado na 
conservação de alimentos, na desacidificação de sumos e outras bebidas, na 
estabilização da cor e como agente emulsificante. É usado como recuperador de 
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1.3 – Objetivo 
 
Com base nas características específicas dos lipossomas e do CS e nas suas 
amplas aplicações, este trabalho teve como objetivo inicial desenvolver lipossomas e 
posteriormente micropartículas de CS, para utilização como veículos em microdietas 
para alimentação de larvas de peixe. Para tal, foram encapsulados o hidrolisado de 
proteína de peixe CPSP 90
®
 e Pré-Mix PVO-40
®
. 
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2 – Material e métodos 
 
2.1 – Material  
 
Para a realização deste trabalho utilizou-se L-α-fosfatidilcolina de gema de ovo, 
clorofórmio; metanol e quitosano (Sigma, Alemanha); CPSP 90
®
 (Sopropeche, França); 
Pré-Mix PVO-40
®
 (Premixportugal; Portugal); kit de quantificação de proteínas 
(MicroBCA, Pierce, USA). Foi utilizada água MilliQ (Millipore, Interface, Portugal) 
para a produção dos sistemas e água do mar quando aplicável. 
Informação comercial sobre a composição do CPSP 90
®
: Hidrolisado de proteínas 
solúveis de peixe obtido por moagem, hidrólise enzimática, filtração, concentração e 
desidratação de peixe fresco (peixe inteiro ou subprodutos). Principais propriedades: 
constituído por péptidos até 20 aminoácidos (cerca de 82-87% da sua massa total), 
solubilidade quase total, elevada digestibilidade do azoto (dN 95%), alto valor 
nutricional (alta concentração de proteínas), baixo peso molecular, alta palatabilidade do 
produto, imuno-estimulantes e baixa nível de resíduos minerais [77]. 
Informação comercial sobre a composição do Pré-Mix PVO-40
®
: Mistura de 
vitaminas, oligo-elementos e minerais para alimentação de Robalo e Dourada [78]. 
 
2.2 – Métodos 
 
2.2.1 – Preparação dos lipossomas 
 
 A preparação dos lipossomas foi efetuada utilizando o método de hidratação do 
filme lipídico. Este método é um dos mais utilizados para preparações de lipossomas, 
embora apresente algumas desvantagens, como o facto de levar à produção de 
lipossomas com volume interno baixo e uma distribuição do tamanho das vesículas 
finais muito heterogénea.  
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O método envolve a secagem de uma solução lipídica num evaporador rotativo, 
e a consequente formação de uma película de lípido na parede do balão utilizado, a qual 
é posteriormente hidratada. As moléculas a encapsular são adicionadas à solução aquosa 
ou ao solvente orgânico contendo os lípidos, dependendo da sua afinidade [24-25].  
Mais especificamente, a preparação dos lipossomas utilizados neste trabalho 
envolve a solubilização da fosfatidilcolina numa mistura de clorofórmio:metanol (2:1) 
de forma a obter uma solução stock de 20 mM. Desta solução retira-se e dilui-se, em 15 
mL de clorofórmio:metanol, uma quantidade de lípido que, após a hidratação com 5 mL 
de solução aquosa, resulte numa concentração de 1 mM de fosfatidilcolina. Após a 
diluição na mistura de clorofórmio:metanol, procede-se à evaporação num evaporador 
rotativo (Buchi Rotavapor R-210, Postfach, Suíça), a 337 mbar e 60 ºC, até se verificar 
a existência de um filme lipídico completamente seco (aproximadamente duas horas e 
meia). Os lipossomas formam-se adicionando sobre o filme lipídico 5 mL de água 
MilliQ, após o que se agita num vortex e se volta a colocar no evaporador para agitação 
durante cerca de 30 minutos a 60 ºC. 
Quando os lipossomas estão formados verifica-se uma alteração no aspeto da 
formulação, que passa do aspeto translúcido da água para um branco opaco 
característico das formulações lipossomais.  
Para proceder à encapsulação do CPSP nos lipossomas, utiliza-se o mesmo 
procedimento, fazendo-se a hidratação com 5 mL de solução de CPSP à concentração 
de 152 µg/mL (razão lípido:proteína de 1:5). A seleção desta concentração teve por base 
estudos que indicaram uma maior eficiência de encapsulação de proteínas em 
lipossomas quando se utiliza uma razão lípido:proteína da ordem de 1:4-1:10 [15].  
 De forma a testar o efeito de repetidos ciclos de congelação e aquecimento no 
tamanho das vesículas e na eficiência de encapsulação, efetuaram-se 10 ciclos de 
congelação em azoto líquido (-196 ºC) e aquecimento (até descongelar) a 60 ºC. Entre 
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2.2.1.1 – Determinação do tamanho e do potencial de superfície dos lipossomas 
 
 O potencial de superfície, também denominado potencial zeta, e o tamanho dos 
lipossomas são dois dos parâmetros mais importantes da caracterização destas vesículas. 
O potencial zeta é a carga superficial que uma partícula adquire num determinado meio. 
A magnitude do potencial zeta medido é uma indicação da força repulsiva que está 
presente e pode dar indicações sobre a estabilidade do produto em suspensão. Se as 
partículas apresentarem um valor muito alto para um potencial positivo ou negativo, há 
uma tendência de replusão entre si. O pH, a força iónica e a concentração têm influência 
direta no potencial zeta das partículas e podem ser utilizados para otimizar a sua 
estabilidade [79]. 
Para a determinação do tamanho dos lipossomas, retiraram-se 20 uL de cada 
uma das amostras recolhidas no passo anterior e adicionou-se 1 mL de água MilliQ. 
Posteriormente, transferiu-se para uma numa cuvette de plástico de 10×10×45 mm e 
mediu-se o tamanho das partículas por dispersão de correlação fotónica (Zetasizer

 
Nano ZS, Malvern, UK). O mesmo equipamento e diluição foram utilizados para 
determinar o potencial zeta dos lipossomas, utilizando uma célula capilar específica 
para o efeito, mediante a técnica de anemometria de laser Dopler (n = 3). 
 
2.2.2.2 – Determinação da eficiência de encapsulação 
 
 Para a determinação deste parâmetro produziram-se lipossomas com e sem 
CPSP. De seguida, retiraram-se aliquotas de 400 µL, que se centrifugaram a 12500×g 
durante 30 minutos a 4 ºC (Sigma 4K15, Alemanha). Retirou-se o sobrenadante, que se 
diluiu 2× em água MilliQ, e ressuspendeu-se o depósito em 800 µL de água MilliQ. 
Quantificou-se o CPSP no sobrenadante e no depósito por espectrofotometria a 562 nm 
(Infinite
® 
M200, Tecan, Suiça) após aplicação, segundo o fornecedor, do método 
colorimétrico MicroBCA (MicroBCA protein kit product, Thermo Scientific, E.U.A). 
Elaborou-se uma reta de calibração de CPSP com concentrações entre 10 e 120 µg/mL.  
O método BCA permite determinar a quantidade total de proteína ou de péptidos 
em solução até a uma concentração mínima de 0.5 µg/mL. A metodologia é bastante 
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simples e precisa, compatível com reagentes iónicos e não iónicos; apresenta pouca 
variação e alta sensibilidade na deteção. Apresenta limitações, como variação da 
absorvência com o tempo, dependência da temperatura de incubação das amostras e 
variação da absortividade específica para diferentes proteínas.  




) pela proteína, num 
meio alcalino. O Cu
1+
 é posteriormente detetado após a reação com o ácido 
bicinconínico. Este ensaio é composto por duas etapas, em primeiro lugar, as ligações 




 (reação depende da temperatura), sendo a 
quantidade de Cu
2+
 reduzida, proporcional à quantidade de proteína e/ou péptidos 
presente na solução. Na segunda reação, o ácido bicinconínico reage com o catião Cu
1+
, 
formando um complexo de cor roxa que absorve a luz a um comprimento de onda de 
562 nm. A estrutura molecular da proteína, o número de ligações peptídicas e a presença 
de aminoácidos com potencial redutor (cisteína ou cistina, triptofano e tirosina) são 
responsáveis pela formação de cor com BCA [80] . 
 
2.2.2 – Preparação de micropartículas de quitosano  
 
A técnica de atomização é utilizada para produzir pós, grânulos ou aglomerados 
a partir de uma solução que contenha um material polimérico. O processo de 
atomização compõe-se de três etapas, que incluem a formação do spray a partir de uma 
solução ou suspensão, a secagem e a recolha do pó. Inicialmente, através de uma bomba 
peristáltica, a solução contendo o polímero é conduzida para o injetor (Figura 15A) [44, 
81-82]. No injetor ocorre a mistura da solução com um fluxo de ar, levando à formação 
de pequenas gotículas. Estas gotículas são pulverizadas, figura 15B, para o interior de 
uma câmara de secagem, onde existe um fluxo de ar quente, de temperatura regulável 
mas sempre superior à temperatura de evaporação do solvente utilizado. Devido à 
grande área de superfície de contacto das gotículas que formam o spray, a remoção do 
solvente ocorre rapidamente, em cerca de 10-20 segundos. As partículas secas passam 
depois para um separador ciclónico, onde ocorre a sua separação e posterior 
sedimentação num recipiente de recolha. Na figura 16 estão representados os principais 
componentes de um sistema de atomização[44, 81-82].  
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Figura 15: Imagens de: A) Esquema do injetor do atomizador; B) Spray criado pelo 








Figura 16: Esquema ilustrativo de um sistema de atomização. Adaptado de [44].   
 
O tamanho das partículas produzidas por esta técnica depende de vários 
parâmetros, como a velocidade do fluxo da amostra e do ar, o tipo de extremidade do 
nozzle, a temperatura e o fluxo de ar quente da câmara de secagem. Na Tabela 1 está 
representada a influência do aumento dos parâmetros anteriores nas características do 
produto final. 
A B 
Encapsulação de aminoácidos hidrolisados em lipossomas 
   32 
 
Tabela 1: Efeito do aumento dos parâmetros associado à utilização do atomizador, nas 
características finais do produto. Adaptado de [81-82]. 
Características 
do produto 






Fluxo ar na 
câmara de 
secagem 
Tamanho ↓ ↑ ↑ ↓ 
Humidade 
residual 
↓ ↑ ↓ ↑ 
Rendimento ↑ ↓ ↑ ↓ 
 
 Para a formação das partículas de CS com CPSP e PM, prepararam-se, em 
triplicado, três soluções de CS a 1, 1.5 e 2% (m/v), em ácido acético 1%. Deixou-se em 
agitação durante a noite, para uma completa homogeneização. Após completa 
dissolução do quitosano, pesou-se e adicionou-se CPSP e PM de forma a obter as 
distintas formulações indicadas na Tabela 2.  
 
Tabela 2: Percentagens de CS, CPSP e PM utilizadas para preparar 
as soluções para atomização. 
CS (%) CPSP (%) PM (%) 
1 -- -- 
1 6 0,5 
1 12 1 
1.5 -- -- 
1.5 6 0,5 
1.5 12 1 
2 -- -- 
2 6 0,5 
2 12 1 
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 Preparações finais com um total de 200 mL foram atomizadas (Lab-Plant Spray 
Drier SD-04, North Yorkshire, Inglaterra) utilizando as seguintes condições: 
temperatura de entrada de 160 ± 1 ºC, temperatura de saída 120 ± 4 ºC, fluxo da solução 
5 ± 0.5 mL/min e fluxo de ar de 5/9 (foi impossível determinar a pressão ou fluxo do ar, 
visto que o indicador para o fluxo de ar é manual e apenas se sabe que a abertura 
máxima corresponde a nove voltas do manípulo). Após a atomização, recolheu-se o pó, 
que foi conservado num exsicador com sílica até posterior utilização. Foi determinado o 
rendimento de produção das micropartículas, de acordo com a fórmula seguinte:  
Rendimento   
Massa partículas
Massa total     ó       a solução
  100 
 
2.2.2.1 – Determinação do tamanho, análise da morfologia e microanálise das 
micropartículas de quitosano 
 
 O tamanho das micropartículas produzidas foi determinado por microscopia 
ótica (Olympus IX51, Hamburgo, Alemanha). Para tal, tiraram-se fotografias 
(ampliação de 20x) das micropartículas, as quais foram posteriormente processadas 
utilizando um programa de processamento de imagem (AxioVision Release 4.8
®
, Carl 
Zeiss, Göttingen, Alemanha), tendo-se determinado o tamanho de 100 partículas para 
cada uma das formulações.  
A análise morfológica foi levada a cabo utilizando a técnica de microscopia 
eletrónica de varrimento (SEM, Zeiss Evo
®
 LS15, Cambridge, Inglaterra). Esta é a 
técnica mais utilizada na análise de sistemas microparticulados, pois apresenta 
vantagens como a versatilidade dos vários tipos de imagem, a excelente resolução 
espacial, não requerer uma preparação de amostra muito complicada, interpretação 
simples das imagens obtidas e permitir aplicações que ascendem a 1.000.000 ×, 
equivalente a cerca de 0.5 nm [85]. Utilizando o mesmo equipamento e usando o 
programa INCA
®
, fez-se uma microanálise por espectroscopia de dispersão de energia 
de raios X (EDX) das micropartículas. A EDX é uma técnica de microanálise que utiliza 
o espectro de emissão do raio-X após excitação com eletrões de alta energia, para obter 
informação básica sobre os elementos que compõem a superfície do material. Esta 
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técnica permite identificar e quantificar os elementos químicos presentes nas diferentes 
amostras desde que apresentem um número atómico superior a 11. Importante referir 
que se trata de um método qualitativo (embora em alguns casos possa ser 
semiquantitativo) [86].  
 
2.2.2.2 – Determinação do índice de compressibilidade e da densidade aparente das 
micropartículas de quitosano 
 
A par do diâmetro e da morfologia, a densidade aparente de um pó é um dos 
parâmetros utilizados na sua caracterização, relacionando-se com as propriedades 
reológicas dos pós. Este parâmetro de densidade depende do empacotamento das 
partículas e altera-se com a compactação do pó, pelo que surgem dois conceitos 
intimamente relacionados: a densidade aparente e a densidade aparente de compactação, 
em que o primeiro consiste na determinação simples da razão entre a massa de 
partículas e o volume ocupado por essa mesma massa após derramamento num 
recipiente volumétrico. Para a determinação da densidade aparente de compactação é 
utilizado um mecanismo de compactação mecânico, denominado de volúmetro de 
Jolting (Figura 17), que acompanha as alterações do empacotamento do pó, à medida 
que os espaços vazios diminuem e o leito do pó é compactado [87]. 
 
Figura 17: Equipamento de compactação mecânica (volúmetro de Jolting). Adaptado 
de [88]. 
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 Este equipamento tem uma roda que gira de forma constante após acionamento, 
mas que num dos lados tem um sulco. Este, ao passar por baixo da proveta promove 
uma pequena queda da mesma, induzindo uma alteração na posição das partículas de 
pó, provocando o seu empacotamento/compactação. Deste modo, o volume ocupado 
inicialmente (V0) pelas partículas (utilizado para calcular a densidade aparente), dá 
lugar a um volume final pós-compactação (Vf), que permite calcular a densidade 
aparente de compactação, a qual reflete um estado de maior equilíbrio para as partículas 
em questão, ou seja, um empacotamento invariável. Com base na determinação destes 
parâmetros de volume é possível determinar o índice de compressibilidade (IC) de um 
pó através da seguinte fórmula: 
   
     
  
     
sendo V0 o volume inicial e Vf o volume final. 
 Como referido anteriormente, os parâmetros relacionados com 
compressibilidade e densidade dizem respeito à caracterização das propriedades 
reológicas das partículas, que aludem especificamente às suas propriedades de fluxo. 
Neste contexto, valores de IC ente 5-15 indicam um pó com uma fluxibilidade 
excelente, enquanto valores superiores a 40 indicam fracas propriedades de fluxo [87].  
 Utilizando os mesmos dados de variação de volume fornecidos pela utilização 
do volúmetro de Jolting, pode determinar-se a densidade aparente de compactação 
(Dac), dada pela seguinte fórmula: 
  
    
                
            
 
 
 Para determinação destes parâmetros nas micropartículas de quitosano 
produzidas, colocou-se na proveta do equipamento uma massa pré-determinada de cada 
uma das formulações de micropartículas (CS/CPSP:PM = 1:6:0.5; 1:12:1; 2:6:0.5 e 
2:12:1) e procedeu-se à compactação das partículas até o volume permanecer inalterado.  
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2.2.2.3 – Determinação da eficiência de encapsulação 
 
 As eficiências de encapsulação de micropartículas obtidas por atomização são 
geralmente elevadas, na ordem dos 90-100% [44]. Todavia, procedeu-se à determinação 
da eficiência de encapsulação para verificar similaridade com os dados bibliográficos. 
 Deste modo, pesou-se em triplicado, para cada formulação obtida por 
atomização, cerca de 5 mg de partículas. De seguida adicionou-se 1 mL de água MilliQ 
e homogeneizou-se num ultraturrax com uma aste S8N-5G (Ultra Turrax T8, IKA, 
Staufen, Alemanha) na posição 5 durante 4 ciclos de 20 segundos. Posteriormente, 
diluiu-se a amostra 10× em água MilliQ e procedeu-se à quantificação de CPSP e PM 
encapsulado através do método de quantificação proteica MicroBCA (kit MicroBCA, 
Pierce, Estados Unidos da América).  
 Preparou-se uma solução stock de CPSP:PM (1 mg/mL CPSP:80 µg/mL PM  
12:16:0.5 ). Fez-se uma reta de calibração com concentrações entre 10 e 120 µg/mL. 
Com o objetivo de determinar a influência do PM e do CPSP na absorvência 
prepararam-se quatro soluções (40 e 80 µg/mL CPSP; 3,2 e 6,4 µg/mL de PM) e 
determinou-se a sua absorvência. Através das absorvências obtidas para as 
concentrações de 40 e 80 µg/mL da reta de calibração, pode-se determinar a 
contribuição de cada um dos compostos. 
 
2.2.2.4 – Avaliação do perfil de libertação 
 
Em tubos RIA (Radio Immuno Assay) de 5 mL, pesou-se cerca de 15 mg dos 6 
tipos de microcápsulas produzidas por atomização. Adicionou-se 5 mL de água do mar 
e colocou-se os tubos num agitador orbital (Orbital Shaker OS-10, Biosan, Riga, 
Letónia) a 200 rpm. Esta velocidade de agitação foi determinada previamente de forma 
a simular a agitação da coluna de água de um tanque de 100 L, utilizado nas 
maternidades de peixes. Retirou-se 500 µL de amostra após 1, 15, 30, 60, 120, 240, 360, 
440 minutos e filtrou-se com filtros de seringa de 0.22 µm (Millex
®
-GV, Millipore 
Iberica, Espanha). De forma a não saturar a água salgada do tubo, sempre que se retirou 
amostra, adicionou-se mais 500 µL de água salgada. 
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2.2.2.4.1 – Quantificação do CPSP e PM libertado 
 
 Para a quantificação do CPSP e PM libertado, diluíram-se 10× em água MilliQ 
todas as amostras recolhidas no passo anterior. A diluição de 10× foi determinada em 
experiências prévias (dados não mostrados), pois os iões com capacidade redutora 
presentes na água do mar interferem com o método de quantificação MicroBCA
®
. Deste 
modo, utilizou-se a menor diluição possível para a qual não houve interferência no 
método, daí a necessidade de se ter pesado 15 mg de partículas. A quantificação do 
CPSP e do PM foi efetuada através do método MicroBCA
® 
e para a formação da reta de 
calibração, procedeu-se como descrito para a determinação da eficiência de 
encapsulação (2.2.3). 
 
2.2.3 – Tratamento estatístico dos dados 
 
Os dados obtidos foram analisados estatisticamente utilizando o programa 
SigmaStat versão 3.5
®
 (Systat Software, E.U.A) para um nível de significância de 0.05 
(P≤0.05). 
Utilizou-se o teste t-student para verificar a existência de diferenças no tamanho 
dos MLV vazios e com CPSP.  
 Teste ANOVA uma variável seguido de teste multicomparação Student-
Newman-Keuls (SNK) para o tratamento dos resultados o tamanho e eficiência de 
encapsulação dos lipossomas. O teste de correlação de Pearson foi utilizado para 
verificar a correlação entre o número de ciclos de congelação, a eficiência de 
encapsulação e o tamanho dos lipossomas. 
Teste ANOVA duas variáveis seguido do teste de multicomparação SNK foi 
utilizado para o tratamento dos dados do tamanho das micropartículas de CS, para 
índice de compressibilidade e densidade aparente de compactação. 
Teste ANOVA três variáveis seguido do teste de multicomparação SNK para o 
tratamento os resultados dos ensaios de libertação.    
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Os testes de normalidade e de variância foram efetuados para verificar a 
possibilidade de utilização dos testes de ANOVA.  
Os resultados de eficiência de encapsulação e dos ensaios de libertação, 
expressos em percentagens, sofreram uma transformação arcsen [89].  
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3 – Resultados e Discussão  
3.1 – Lipossomas 
3.1.1 – Caraterização dos lipossomas  
 
 Para a realização deste trabalho foram produzidos lipossomas, mais 
especificamente MLV. Uma das características associada a este tipo de estruturas é o 
alto índice de polidispersão (IPD) [15]. Neste caso, os MLV vazios que foram 
produzidos apresentaram 152 ± 2 nm de tamanho e um IPD de 0,19 ± 0,03 (n = 5), 
mantendo-se estes parâmetros praticamente inalterados após a encapsulação de CPSP 
(tamanho de 147 ± 19 nm e um IPD de 0,29 ± 0,16 (n = 3)). Estes resultados estão de 
acordo com o descrito na bibliografia para MLV de PC obtidos pelo método de 
hidratação do filme lipídico [90-93]. Foram aplicados a estes lipossomas ciclos 
subsequentes de congelação/aquecimento, cujo efeito se observa na Figura 17, com o 
objetivo de observar um aumento do tamanho dos MLV e da eficiência de 
encapsulação. Verificou-se um aumento significativo do tamanho (p<0.05) dos MLV 
vazios para aproximadamente 600 nm, o que representa cerca de 4× o tamanho inicial. 
Também é possível observar na Figura 18 que este tamanho é obtido após a realização 
de seis a sete ciclos, mantendo-se o tamanho praticamente inalterado com o aumento do 
número de ciclos. Outros autores observaram um efeito semelhante, reportando-se na 
bibliografia resultados que indicam uma média de cinco a seis ciclos para promover o 
aumento do tamanho do MLV, associado a um aumento na eficiência de encapsulação 
[94-95]. É de realçar, no entanto, que muitos dos estudos descritos na bibliografia foram 
efetuados com misturas de PC com outros fosfolípidos ou com colesterol, pelo que 
existe pouca informação atualizada sobre estudos apenas com PC [15]. 
 No caso dos MLV com CPSP verificou-se que após seis ciclos de 
congelação/aquecimento aumentaram significativamente de tamanho (p<0.05) para 552 
± 23 nm (Figura 17), cerca de 3.7× superior ao tamanho inicial. Pela análise da Figura 
17 e pelo tratamento estatístico dos dados, não se verifica diferenças significativas no 
tamanho dos MLV vazios em relação aos MLV com CPSP ao longo dos ciclos e existe 
uma correlação entre o aumento do número de ciclos e o tamanho dos MLV (r
 
= 0.962 
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para lipossomas vazios e r
 
= 0.941 para lipossomas com CPSP, p<0.05). No que diz 
respeito ao IP verificou-se um aumento para os 0.48 ± 0.20 nos lipossomas vazios e 
para os 0.46 ± 0.07 nos lipossomas com CPSP. 
O potencial zeta determinado para MLV vazios foi de -37.7 ± 5.3 mV enquanto 
para MLV com CPSP é de -36.4 ± 3.0 mV. Apesar da PC ser um fosfolípido 
zwiteriónico (com cargas, mas globalmente neutro) obteve-se um potencial negativo. 
Teoricamente o potencial de membrana interno, constituído pelo carbono do grupo 
carboxilo e pelas cadeias alquílicas é de +240 mV, pelo que a explicação para este 
resultado provém das interações dos grupos carbonilo com as moléculas da água de 
hidratação [17, 96]. 
 
Figura 18: Efeito da aplicação de dez ciclos de congelação/aquecimento (-196 ºC/60 
ºC) sobre o tamanho de MLV preparados pelo método de hidratação do filme lipídico 
com (●) e sem (◊) CPSP (n ≥ 3; média ± DP). Asteriscos (*) representam diferenças 
significativas no tamanho dos lipossomas relativamente ao tamanho inicial (p<0.05). 
 
A orientação do vetor criado pelo dipolo P (grupo fosfato) → N (grupo amina) 
(Figura 19 A) pode ser alterada. Em água ultrapura, a orientação do vetor é paralela à 
das moléculas de água de hidratação (Figura 19 B), mas em solução com catiões, como 
cálcio, sódio, potássio, entre outros, os catiões podem adsorver ao grupo amina e induzir 
uma alteração da orientação do vetor. Neste caso, o vetor é perpendicular à fase aquosa 



















Número de ciclos 
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 O facto de em água a orientação do dipolo ser paralela indica que o grupo amina 
está deslocado e que facilita a interação das zonas mais interiores com a água de 
hidratação. Desta forma, o potencial negativo associado ao átomo de oxigénio do grupo 
carbonilo é estabilizado pelo potencial positivo do hidrogénio da molécula de água. 
Assim, o potencial medido não é referente à carga da superfície da membrana, mas sim 
ao oxigénio da água (Figura 19 D) [96]. 
 
  
Figura 19: A) Molécula de fosfatidilcolina (as setas indicam a orientação do vetor 
P→N presente na cabeça do fosfolípido), evidenciado a vermelho os grupos carbonilo. 
Direção do vetor criado B) Em água; C) Em solução aquosa com catiões. Adaptado de 
[96]. D) Representação esquemática das interações entre os grupos carbonilo e a 
molécula de água. 
 
    Experiências efetuadas por Hwang et al. com MLV de PC:colesterol (4:1) em 
água ultrapura, resultaram em valores de potencia zeta de -7,1 mV, [93]. Outro estudo 
com MLV de PC demonstrou a alteração do potencial de negativo para positivo na 
presença de iões de cálcio e lantano [96-97]. A ligação ou interação de substâncias com 
a interface altera a estrutura da membrana, a área da superfície e as interações 
intermoleculares [98]. Desta forma pode-se dizer que o potencial de superfície, em 
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3.1.2 – Determinação da eficiência de encapsulação 
 
 A eficiência de encapsulação é um dos parâmetros mais importantes no que diz 
respeito à utilização de lipossomas como transportadores de biomoléculas [15]. Os 
resultados obtidos neste estudo estão representados na Figura 20 e, como se pode 
observar, obtiveram-se inicialmente eficiências de encapsulação na ordem dos 77%, que 
aumentaram significativamente (p<0.05) para valores próximos dos 90% após a 
aplicação dos ciclos de congelação/aquecimento. Na mesma figura também é possível 
constatar que o aumento da eficiência de encapsulação é acompanhado pelo aumento do 
tamanho dos MLV.  
  
Figura 20: Variação da eficiência de encapsulação (◊) e do tamanho dos MLV com 
CPSP (●) após ciclos de congelação/aquecimento (-196 ºC/60 ºC) (n = 3: média ± DP). 
Asteriscos (*) representam diferenças significativas na eficiência de encapsulação 
(p<0.05). 
 
 Pela análise estatística dos resultados é possível identificar uma correlação direta 
do aumento da eficiência de encapsulação, com o aumento do tamanho dos MLV (r = 












































Número Ciclos  
Encapsulação de aminoácidos hidrolisados em lipossomas 
   43 
 
p<0.05). Resultados semelhantes a estes foram obtidos por outros autores e sugerem a 
utilização destes ciclos de congelação/aquecimento para aumentar o tamanho e a 
eficiência de encapsulação dos MLV. Estes mesmos estudos indicam que, utilizando 
esta abordagem, é possível aumentar a eficiência de encapsulação em cerca de 20% e 
que existe uma relação entre o tamanho dos lipossomas e a eficiência de encapsulação e 
o número de ciclos de congelação/aquecimento[15, 94-95, 99].  
 A elevada eficiência de encapsulação observada estará diretamente relacionada 
não só com os ciclos de congelação/arrefecimento, mas também com a quantidade de 
MLV formados aquando da hidratação, com a força iónica e sobretudo com o rácio 
lípido:proteína, como demonstrado noutros estudos [15, 99-100]. 
Apesar de alguns estudos anteriores indicarem que os lipossomas poderão ser 
pequenos para permitir diretamente a alimentação de larvas de peixe, este veículo tem 
sido estudado para verificar a sua aplicação como transportador de moléculas 
hidrossolúveis de baixa massa molecular [6].  
Os valores de eficiência de encapsulação elevados, por si só, não justificam que 
a produção de MLV com CPSP pelo método hidratação do filme lipídico seja a melhor 
escolha para produzir MLV a larga escala de forma a permitir uma utilização posterior 
como dietas para larvas. Isto deve-se ao facto de, à escala laboratorial, apenas ser 
possível obter cerca de 10-50 mg de MLV por dia devido ao tempo de processamento 
para formação do filme lipídico, entre outras limitações, que incluem a necessidade de 
vácuo e temperaturas relativamente elevadas, o que aumenta o custo de produção. 
 Por outro lado, há ainda a acrescentar que a razão lipido:péptido é muito 
elevada, podendo provocar desequilíbrios nutricionais que resultariam na morte da larva 
[6, 101]. Contudo, os lipossomas têm sido utilizados para enriquecer Artemia com 
nutrientes como glicínia [102], ácido docosa-hexaenóico (DHA) [103] e metionina 
(aminoácido essencial) [104] e com agentes terapêuticos como a oxitetracilcina [105]. 
Outros estudos indicam que MLV em água salgada formam agregados com cerca de 20-
30 µm que são capturados pelas larvas de dourada com cinco dias. Os mesmos autores 
dizem que estas larvas ingerem grandes quantidades de lipossomas ricos em extratos de 
bacalhau (proteínas e aminoácidos), indicando a presença de algum estimulante da 
ingestão no extrato [6, 106]. É neste sentido que a encapsulação do CPSP em 
lipossomas pode ser aplicada, não como a dieta propriamente dita, mas como parte de 
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uma dieta, isto é, os lipossomas podem produzir-se como transportadores de CPSP, 
sendo posteriormente incorporados numa outra matriz que contém os restantes 
componentes da dieta. Desta forma, não só se impede a perda do CPSP por lixiviação 
devido à elevada capacidade de retenção associada às estruturas lipídicas [6-9, 107-110] 
como também uma eventual degradação da matriz não leva a perda por lixiviação da 
componente hidrofílica da dieta.  
 
3.2 – Micropartículas de quitosano 
 
3.2.1 – Caracterização das micropartículas de quitosano 
 
 No decurso deste trabalho prepararam-se nove formulações de micropartículas 
de quitosano, tendo-se obtido um rendimento na ordem dos 28%. As partículas de 
quitosano apresentam tamanhos diferentes para as formulações estudadas variando entre 
2.74 µm para a formulação 1:6:0.5 (CS:) e 8.65 µm para a formulação 2:0:0 (Tabela 3).  
Tabela 3: Caracterização do diâmetro médio das 
micropartículas de quitosano em função da variação das 
quantidades de polímero (n ≥ 100; média ± DP). Diferentes 
letras representam diferenças significativas (p<0.05) no 
tamanho das micropartículas. 
CS (%) CPSP:PM (%) Diâmetro médio (µm) 
1 0:0 4.46 ± 0.09
a 
1 6:0.5 2.74 ± 0.10
b 
1 12:1 3.18 ± 0.09
c 
1.5 0:0 5.54 ± 0.10
d 
1.5 6:0.5 3.90 ± 0.10
e 
1.5 12:1 3.97 ± 0.10
e,g 
2 0:0 8.65 ± 0,09
f 
2 6:0.5 4.03 ± 0,10
g 
2 12:1 4.39 ± 0.09
h 
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A análise dos resultados permite constatar que as partículas vazias, 1:0:0, 
1.5:0:0, 2:0:0, apresentam tamanhos sempre superiores às partículas com CPSP:PM (p< 
0.05). Trabalhos anteriores de outros autores indicam que a presença de uma agente 
reticulante na formulação de partículas de CS obtidas por atomização conduz a uma 
redução de tamanho [111-112]. O mesmo efeito é observado após encapsulação de 
proteínas em sistemas particulados de CS no intervalo nanométrico [113]. Neste caso, a 
mistura conduz à obtenção de um efeito similar à reticulação, porque estão presentes 
componentes com carga oposta à do CS que levam à formação de interações 
eletrostáticas que permitem obter partículas mais pequenas.  
Também se verifica que o aumento da percentagem do CS induz um aumento no 
tamanho das partículas, quando a relação se mantém (p<0.05). Resultado semelhante foi 
obtido por Chidavaenzi e colaboradores, mas neste caso com partículas de lactose 
vazias [114]. É também observável que as partículas com a razão 6:0.5 são menores que 
as de razão 12:1 (p<0.05), à exceção da formulação com 1.5% de CS onde esta 
diferença não é significativa. Observa-se assim que existe um efeito da quantidade de 
CS e das diferentes razões de no tamanho das partículas, havendo uma tendência 
generalizada de aumento de tamanho nas condições descritas, a qual é facilmente 
explicada pelo aumento da quantidade de materiais presentes na formulação em cada 
caso.  
Em termos de morfologia é possível verificar, pela análise das imagens obtidas 
por SEM, que as partículas de formulações sem CPSP e PM (Figura 21A) apresentam 
uma morfologia mais homogénea e mais esféricas e com uma superfície lisa (resultados 
não apresentado). Pelo contrário, as partículas com CPSP e PM (Figura 21B), 
apresentam uma estrutura mais heterogénea, menos esférica e com maior irregularidade 
da superfície. Na bibliografia estão reportados diferentes estudos que indicam que as 
micropartículas produzidas por atomização apresentam diferentes morfologias 
dependendo de vários fatores, como o tipo e quantidade de compostos encapsulados, 
fluxo de ar na câmara de secagem e fluxo de solução no atomizador. O diâmetro das 
partículas e a sua morfologia têm sido reportados como bastante dependentes dos 
materiais a encapsular, não existindo no entanto uma relação linear entre estes 
parâmetros [81-82, 115-120].  
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Figura 21: Microfotografias obtidas por microscopia eletrónica de varrimento (SEM, 
ampliação 5000x) das partículas de quitosano: A) Formulação CS:CPSP:PM = 2:0:0; B) 
Formulação CS:CPSP:PM = 2:12:1. 
 
A caracterização das propriedades de fluxo dos materiais pulverulentos também 
se reveste de importância, pois delas depende o sucesso de algumas operações como a 
mistura com outros componentes e a própria manipulação dos pós. O índice de 
compressibilidade (IC) e a densidade aparente de compactação (Dac) são dois 
parâmetros indicativos da fluxibilidade das micropartículas [87]. Uma vez que os 
tamanhos das micropartículas das várias formulações com material encapsulado não 
diferem substancialmente entre si, embora haja diferenças estatisticamente 
significativas, selecionaram-se para o ensaio de fluxibilidade as formulações com 
material encapsulado que têm a maior e a menor quantidade de quitosano (1% e 2%) e 
as que apresentam maior e menor percentagem de libertação de CPSP:PM (secção 
3.2.3). Os resultados obtidos para as formulações selecionadas estão representados na 
Tabela 4. Os valores de IC variam entre os 30% e os 42% para as formulações 1:6:0.5 e 
1:12:1, respetivamente, o que indica que as micropartículas apresentam propriedades de 
fluxo deficientes enquanto material pulverulento, o que poderá ser modificado por 
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Tabela 4: Índice de compressibilidade (IC) e densidade aparente de compactação 
(Dac) das formulações de micropartículas de quitosano (n = 3, média ± DP). 























2 12:1 38.2 ± 4.4
b 
0. 36 ± 0.01
d 
  
 Verifica-se ainda que o IC apresenta diferenças significativas (p<0.05) quando 
se varia a quantidade de CPSP:PM, não se observando o mesmo efeito com a alteração 
da quantidade de CS.  
No que diz respeito à Dac os valores variam entre os 0.34 e os 0.42 g/cm
3
, 
verificando-se alterações significativas (p<0.05) com a variação da percentagem de CS 
e da razão CPSP:PM. Os valores de densidade são considerados relativamente baixos 
em todos os casos, o que pode sugerir um comportamento favorável em termos de 
permanência das micropartículas na coluna de água. No entanto, à falta de resultados 
bibliográficos que possibilitem uma comparação, torna-se evidente a necessidade de um 
ensaio real para demonstrar esta hipótese. 
Desta forma, o que se conclui destes dados é que os valores de IC e Dac têm 
tendência a aumentar com a utilização de elevadas percentagens de CPSP:PM.  
No geral, a caracterização das micropartículas indica-nos que as suas 
propriedades poderão ser adequadas para a produção de um alimento particulado 
complexo, composto por uma partícula interna, que seria a desenvolvida neste trabalho, 
a qual seria posteriormente encapsulada numa segunda micropartícula, externa e 
logicamente de maior dimensão, que encapsularia os restantes nutrientes, de afinidade 
lipofílica.  
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3.2.2 – Determinação da eficiência de encapsulação 
 
 O CPSP e o PM foram as moléculas encapsuladas nas microsferas de quitosano, 
por serem os constituintes que apresentam maior taxa de perda por lixiviação e por 
serem essenciais da alimentação de larvas de peixe. A utilização da técnica de 
microscopia eletrónica de varrimento permitiu realizar concomitantemente uma 
microanálise das várias amostras por espectroscopia de dispersão de energia de raios-X 
(EDX). A Figura 21 representa a comparação entre uma formulação controlo (2:0:0) e a 
uma formulação com material encapsulado (2:12:1), considerando-se representativa de 
todas as outras observações, uma vez que os resultados obtidos foram similares na 
comparação formulação/respetivo controlo. Assim, em todas as amostras foram 
observados picos que indicaram a presença ou o aumento da quantidade de alguns 
compostos nas partículas carregadas relativamente às partículas vazias. 
Como se observa pela análise da Figura 22, na amostra 2:0:0 apenas estão 
presentes elementos que fazem parte da constituição do CS, como o carbono (C), azoto 
(N), oxigénio (O). Elementos como sódio (Na), fósforo (P), enxofre (S), cloro (Cl) 
aparecem apenas na formulação 2:12:1, acompanhados de um aumento no C, N e O, o 
que indica uma alteração na constituição da superfície das micropartículas. Os 
elementos que aparecem de novo estão associados a aminoácidos, vitaminas e sais 
minerais indicando a presença destas moléculas na constituição da partícula [121]. No 
entanto, a sua deteção por esta técnica, que faz uma análise da superfície, sugere que 
não ocorre uma verdadeira encapsulação do CPSP:PM no interior das micropartículas, o 
que levaria à deteção superficial de elementos apenas característicos do CS. Esta 
observação não é surpreendente, dada a maior quantidade de CPSP:PM presente nas 
formulações, em comparação com o CS. Como já foi referido, esta técnica é apenas 
qualitativa, não sendo possível retirar mais informações acerca das proporções de cada 
um dos compostos. 
No que diz respeito às eficiências de encapsulação, representadas na Tabela 5, 
verifica-se que variam entre os 93 e os 97%. Resultados semelhantes foram obtidos por 
outros autores, que reportam eficiências de encapsulação para micropartículas de CS 
obtidas por atomização na ordem dos 90-100% [111-112, 122-123]. Não foi observada 
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estatisticamente qualquer relação entre a eficiência de encapsulação e a quantidade de 
CS e CPSP:PM (p<0.05). 
 
Figura 22: espectros das micropartículas obtidos por microanálise por espectroscopia 
de dispersão de energia de raios-X (EDX). Verde – formulação 2:0:0 (controlo); Preto – 
formulação 2:12:1. Nota: Au (ouro) atribuído à cobertura das amostras, realizada para 
visualização por SEM, estando presente em todas as amostras. 
 
Tabela 5: Eficiência de encapsulação obtida para as 
diferentes formulações de micropartículas (n = 3, média ± 
DP). 
CS (%) CPSP:PM (%) 
Eficiência 
encapsulação (%) 
1 6:0.5 95.2 ± 5.3
 
1 12:1 97.0 ± 2.4
 
1.5 6:0.5 94.3 ± 4.4 
1.5 12:1 96.4 ± 3.3 
2 6:0.5 93.6 ± 4.5 
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3.2.3 – Quantificação de CPSP e PM libertados 
 
 Pela análise da Figura 23 verifica-se que nos primeiros 30 minutos e para ambas 
as razões de CPSP:PM cerca de 45-50% da quantidade de CPSP:PM é libertado, não se 
verificando diferenças significativas no perfil de libertação de ambas as formulações. As 
micropartículas 1:6:0.5 atingem o máximo da libertação aos 30 minutos (50%), 
enquanto nas micropartículas 1:12:1 ocorre um aumento na libertação para cerca de 
65% que se atinge aos 60 minutos. Esta diferença de 15% é significativa (p<0.05) a 
partir dos 120 minutos. 
 Para as micropartículas de CS 1.5% verifica-se uma libertação na ordem dos 
55% após uma hora para ambas as razões de CPSP:PM (Figura 24). Esta percentagem 
de libertação mantém-se ao longo do tempo para as duas formulações, não se 
verificando diferenças significativas entre elas. Apenas se verificam diferenças na 
libertação até aos 15 minutos, tempo ao qual as partículas com maior quantidade de 
encapsulado libertam cerca de 55%, enquanto as de menor quantidade de encapsulado 
libertam aproximadamente 42% (p<0.05). 
 
Figura 23: Perfil de libertação das micropartículas (▲) CS: 1:6:0.5 e (□) CS: 1:12:1, 
obtido em água do mar (n = 3, média ± DP). Asteriscos (*) representam diferenças 
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Figura 24: Perfil de libertação das micropartículas (▲) CS: 1.5:6:0.5 e (□) CS: 
1.5:12:1, obtido em água do mar (n = 3, média ± DP). Asteriscos (*) representam 
diferenças significativas na quantidade de CPSP:PM libertado entre as diferentes 
formulações (p<0.05). 
 
 No que diz respeito às partículas de CS 2% o perfil de libertação, representado 
na Figura 25, é semelhante para as duas razões de CPSP:PM, não se verificando 
diferenças significativas entre os perfis. A libertação máxima obtida está na ordem dos 
40-45% e ocorre aproximadamente após 30-60 minutos.  
 Desta forma, apesar da libertação ser tendencialmente superior quando existe 
mais material encapsulado (razão 12:1), verifica-se que apenas para as partículas de CS 
1% existem diferenças significativas na quantidade final de CPSP:PM libertado. Assim, 
não se pode estabelecer uma relação entre o perfil de libertação e a quantidade de 
material encapsulado. Uma observação importante reside no facto de a libertação 
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Figura 25: Perfil de libertação das micropartículas (▲) CS: 2:6:0.5 e (□) CS: 2:12:1, 
obtido em água do mar (n = 3, média ± DP). Asteriscos (*) representam diferenças 
significativas na quantidade de CPSP:PM libertado entre as diferentes formulações 
(p<0.05). 
 
 Na Figura 26A estão representados os perfis de libertação para as formulações 
com razão CPSP:PM 6:0.5. Verifica-se que, para as três formulações e até aos 30 
minutos, ocorre libertação de 40-50% do CPSP:PM, não se verificando diferenças no 
perfil de libertação entre as formulações. Após esse período, nas formulações 1:6:0.5 e 
1.5:6:0.5 há um incremento de libertação para cerca de 60%. Por outro lado, a libertação 
nas partículas da formulação 2:6:0.5 mantém-se nos 40%. Esta diferença é significativa 
(p<0.05) e indica diferenças no perfil de libertação entre as formulações 1:6:0.5 e 
1.5:6:0.5 e a 2:6:0.5 
 Para as formulações com razão CSPS:PM 12:1 (Figura 26B), a formulação 
1.5:12:1 apresenta uma libertação mais rápida nos primeiros 30 minutos, libertando 
cerca de 60% enquanto as formulações 1:12:1 e 2:12:1 libertam 45% e 30%, 
respetivamente. Neste período a diferença na velocidade de libertação é significativa 
(p<0.05) entre a formulação 1.5:12:1 e as restantes formulações. Após 30 minutos, a 
libertação das micropartículas 1:12:1 aumenta dos 45 para os 65%, mantendo-se o valor 




































Encapsulação de aminoácidos hidrolisados em lipossomas 
   53 
 
formulação 1.5:12:1, não se verificando diferenças entre os dois perfis após os 60 
minutos. A quantidade libertada após 60 minutos para estas duas formulações é sempre 














Figura 26: Perfil de libertação das micropartículas (A) (●) CS: 1:6:0.5 (□) CS: 1.5:6:0.5 
e (▲) CS: 2:6:0.5; (A); (B) (●) CS: 1:12:1 (□) CS: 1.5:12:1 e (▲) CS: 2: 12:1, obtido 
em água do mar (n = 3, média ± DP). Asteriscos (*) representam diferenças 
significativas na quantidade de CPSP:PM libertado entre as diferentes formulações 
(p<0.05). 
 
 Desta forma, constata-se que as percentagens de libertação variam ente os 40 e 
os 60%, observando-se que a percentagem de CS tem influência significativa (p<0.05) 
no perfil de libertação do material encapsulado. 
A 
B 
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A Figura 27 é um resumo dos perfis de libertação para as seis formulações 
estudadas. As principais conclusões deste ensaio são: 1) a quantidade de CS presente 
nas micropartículas afeta significativamente o perfil de libertação, observando-se menor 
libertação do material em presença de maiores quantidades de quitosano; 2) a 
percentagem de CPSP:PM não afeta significativamente o perfil de libertação. 
Assim, a formulação CS:CPSP:PM 2:12:1 parece ser a formulação mais indicada 
para fazer parte do alimento para larvas de peixe. Estes resultados vão, de certa forma, 
ao encontro do objetivo do trabalho, que consistiu em preparar uma formulação que 
permitisse perder a menor quantidade possível de compostos hidrossolúveis de baixa 
massa molecular. Na formulação referida, observa-se uma libertação de 40% até aos 30 
minutos, pelo que, ficam 60% disponíveis para a ingestão.  
O aumento da retenção de moléculas de baixa massa molecular com o aumento 
da percentagem de CS também foi observado por outros autores. Corrigan verificou que 
para concentrações crescentes de CS a retenção de salbutamol aumenta [124], nos 
estudos de Giunchedi o perfil de libertação da ampicilina é diferente com o aumento da 
ração CS/ampicilina [125]. Liu e colaboradores obtiveram percentagens de libertação de 
paracetamol na ordem dos 40-70%, ocorrendo a menor libertação para partículas com 
maior percentagem de CS e com reticulante [123]. Resultados semelhantes foram 
obtidos para a libertação de diclofenac de sódio [112]. Já no trabalho desenvolvido por 
Learoid e colaboradores, verifica-se que substâncias com maior massa molecular 
apresentam percentagens de libertação muito inferiores para as mesmas % de CS e um 
perfil de libertação diferente comparando com substâncias com massa molecular 
inferior [126]. Esta pode ser uma explicação para a libertação do CPSP:PM neste 
trabalho não passar dos 60%. Uma das características da composição do CPSP e do PM 
é a grande heterogeneidade da massa molecular dos compostos [77-78], assim os 
compostos com maior massa podem ter ficado retidos no interior da matriz criada pelo 
CS.  
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Figura 27: Perfil de libertação das micropartículas. (—) CS 1% (●●●) CS 1.5%; (- - -) 
CS 2% (▲) Razão CPSP:PM 6:0.5; (□) Razão CPSP:PM 12:1; obtido em água do mar 
(n = 3, média ± DP). 
 
 Estudos sobre o efeito da temperatura na estrutura de proteínas e de hidrolisados 
proteicos após encapsulação por atomização demonstraram que a albumina encapsulada 
em CS não apresenta alterações estruturais [127], enquanto a tripsina encapsulada em 
sacarose regista uma ligeira diminuição na sua atividade, embora não se tenham 
identificado alterações estruturais [128]. Para o hidrolisado de tilápia encapsulado em 
maltodextrina, demonstrou-se que uma temperatura de 180 ºC conduz a uma diminuição 
nos aminoácidos quantificados, mas a qualidade da proteína parece manter-se 
inalterada, observando-se digestibilidade proteica in vitro de 92% [129]. Desta forma, 
de uma maneira geral pode-se dizer que a temperatura de atomização parece não 
influenciar as características estruturais e nutricionais dos materiais encapsulados de 
base proteica, como o CPSP e o PM.  
 Um dos problemas associados às partículas de CS preparadas neste trabalho 
reside no facto de as larvas de peixe nos seus primeiros dias de vida apresentarem um 
sistema digestivo simples, não diferenciado [12], ocorrendo um desenvolvimento 
completo apenas próximo da metamorfose, o qual permite iniciar a digestão gástrica [3]. 
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proteínas ocorre apenas no intestino, sendo mediada pela tripsina, amilase, 
aminopetidases, fosfatase alcalina e ácida e estreases [130-131]. Devido a estas 
limitações, um dos principais requisitos nutricionais para as larvas são moléculas 
simples e fáceis de metabolizar, como péptidos. Se por um lado o CPSP é uma 
excelente fonte de péptidos, a presença de CS nas micropartículas propostas pode 
representar um problema, porque nenhuma destas enzimas indicadas anteriormente tem 
atividade sobre o quitosano. Apenas quando se forma o estômago há registos da 
presença da lisozima nas larvas de halibute do Atlântico [132], permitindo a degradação 
do polissacárido. Por outro lado, só 30-40 dias após a eclosão é que está reportado o 
aparecimento de quitinases, fundamentais para a digestão do exoesqueleto do 
zooplâncton, bem como da pepsina em espécies como o linguado Japonês, o halibute e a 
garoupa [133]. A administração de quitosano em peixes adultos parece ter efeitos 
contraditórios. Se por um lado em tilápia alimentada com uma dieta à base de CS 
durante oito semanas, promove uma diminuição do crescimento e menos quantidade de 
lípido por grama de peso seco [134], por outro lado em salmão preto, aumenta a taxa de 
crescimento e melhora a resposta imunitária a algumas doenças [135]. 
No geral e apesar das desvantagens associadas às estruturas estudadas neste 
trabalho os lipossomas e as micropartículas de quitosano podem ser utilizados como 
mecanismos para evitar a perda dos componentes hidrofílicos na alimentação de 
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4 – Conclusões 
 
 As principais conclusões que se podem retirar deste trabalho são: 
 No que se refere aos lipossomas, 
 O seu tamanho e a eficiência de encapsulação aumentam com o número 
de ciclos de congelação/aquecimento (-196/60 ºC); 
 A utilização do método de hidratação de um filme lipídico, embora 
resulte em eficiências de encapsulação de CPSP na ordem dos 90-95%, 
não é rentável para a produção de microdietas para larvas de peixe 
devido à reduzida capacidade de produção diária;  
No que se refere às micropartículas de quitosano, 
 A técnica de atomização é adequada para produzir micropartículas de CS 
encapsulando uma mistura de CPSP:PM com eficiência de 
aproximadamente 95%; 
 O tamanho das micropartículas depende da quantidade de CS e de 
CPSP:PM, sendo superior na ausência de CPSP:PM e nas formulações 
com maior percentagem de CS; 
 A presença de CPSP:PM induz alterações na morfologia das 
micropartículas, tornando-as mais irregulares; 
 As micropartículas apresentam índice de compressibilidade na ordem dos 
35-45% indicando propriedades de fluxo deficientes; 
 O perfil de libertação depende da quantidade de polímero e não da 
quantidade de material encapsulado;  
 A formulação 2:6:0.5 é a que apresenta uma libertação mais baixa (40% 
em 30-60 min) permitindo que os restantes 60% estejam disponíveis para 
ingestão.  
 A caracterização das micropartículas indica que as partículas têm o perfil 
ideal para fazerem parte de uma micropartícula complexa; 
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5 – Perspetivas futuras  
 
Como perspetivas futuras é importante mencionar a importância de determinar o 
perfil de libertação de CPSP:PM proporcionado pelos lipossomas, bem como verificar o 
seu potencial de aplicação como veículo de compostos bioativos hidrossolúveis para 
administração em pequenas quantidades inseridos numa matriz com os restantes 
nutrientes. No que respeita àsmicropartículas de CS, seria desejável aumentar a 
quantidade de polímero até aos 2.5-3%, determinando posteriormente o perfil de 
libertação, verificando a digestibilidade das micropartículas e o seu efeito no 
crescimento das larvas. Também seria interessante testar a utilização de outro tipo de 
matriz com valor nutricional, como a gelatina, ou uma matriz complexa que permitisse 
não só a sua degradação pelas larvas, mas também uma libertação controlada. Importa 
mencionar também a possibilidade de integrar as micropartículas produzidas num 
sistema complexo, fazendo uma posterior encapsulação destas partículas, para produção 
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